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Zusammenfassung: Nach einer kurzen Darstellung der Morphologie der Dünndarmschleimhaut werden die physio-
logischen Vorgänge der Kohlenhydratdigestion und -absorption diskutiert. Während Stärke durch Amylase im Lumen
des Duodenums hydrolytisch gespalten wird, findet die Disaccharidhydrolyse nicht im Darmlumeri, sondern an der
Bürstensaummembran der Dünndarmepithelzelle statt. Die freigesetzten Monosaccharide werden - zumindest teil-
weise - mittels eines spezifischen Transportsystems aktiv absorbiert. Dieser Mechanismus unterscheidet sich von
denjenigen, die für den aktiven Transport primärer, d. h. nicht aus Oligosacchariden entstandener Monosaccharide
verantwortlich sind. Die Ausschleusung der Monosaccharide aus der Dünndarmepithelzelle in den Extrazellularraum
erfolgt durch erleichterte Diffusion („facilitated diffusion"). Für den Übertritt in das Blutgefäßsystem wird eine
Passage durch „gefensterte" Kapillaren diskutiert.
Intestinal carbohydrate absorption - correlation between morphology and biochemistry
Summary: After a short description of the morphology of the small intestinal mucosa the physiological processes of
carbohydrate digestion and absorption are discussed. While starch is hydrolyzed by amylase in the lumen of the
duodenum, the disaccharide hydrolysis does not take place in the intestinal lumen, but at the brush border membrane
of the enterocyte. The liberated monosaccharides are — at least in part — absorbed by a specific active transport
system. This mechanism is different from those which are responsible for the active transport of primary mono-
saccharides, i.e. monosaccharides which do not result from oligosaccharide hydrolysis. The exit process for mono-
saccharides out of the enterocyte into the extracellular space occurs by "facilitated diffusion". Passage through
"fenestrated" capillaries is discussed as a possible mechanism for the entry of monosaccharides into the blood
vessel system.
Einführung Bevor die digestiv-absorptive Funktion des Dünndarm-
_ , ... __. . , , ,. . , , epithels erläutert wird, sollen zunächst die wesentlichenIn der westlichen Welt bestehen die mit der normalen
 c* 1 * \ * n*
_,
 M ~ T, · , , ,, , , .^1-1. Strukturmerkmale der Mucosa dargestellt werden.Kost aufgenommenen Kohlenhydrate (durchschnittlich
300 g pro Tag (1)) etwa zu 60% aus Stärke, zu 30% aus
Saccharose und zu 10% aus Lactose (2, 3). Primäre Mono- Morphologie der Dünndarmmucosa
saccharide spielen mengenmäßig in der Nahrung keine
Rolle (4). Stärke ist ein Polysaccharid, welches aus Die Funktionseinheit des Dünndarmes besteht aus Darm-
Glucosemölekülen aufgebaut ist, die mit a-1,4^glykosi- zotte (Villus) und Darmkrypten. Die Villushöhe beträgt
dischen Bindungen aneiilandergekoppelt sind. Das im Rattenjejunum in Höhe des Treitzschen Bandes etwa
analoge /M ,4-Polysaccharid der Glucose, die Cellulose, 700 /im und nimmt in distaler Richtung ab bis auf etwa
kann im menschlichen Darm nicht gespalten werden. 300 /zm im unteren fleum. Die Tiefe der Krypten bleibt
Nur ein kleiner Teil der Stärke kommt in unverzweigter mit etwa 200 im gesamten Verlauf des Darmes an-
Kettenform vor, während der größere Teil als verzweigtes nähernd konstant (5). Im Jejunum der Ratte wird die
Molekül (Amylopectin-Typ) vorliegt. Hierbei bestehen Oberfläche eines Villus von etwa 10000 Epithelzellen
etwa 5 % der Glucose-Glucose-Bindungen aus a-1,6- gebildet (6), die jeweils eine Oberfläche von etwa 15 2
Bindungen, von denen erneut unverzweigte Seitenketten aufweisen (7-9). Die Abbildung l zeigt eine Aufsicht auf
mit a-l,4-Bindungen ausgehen. Saccharose (a-Glueo- die Jejunumschleimhaut der Ratte mit den in der Seiten-
pyranosido-ß-fructofuranosid) ist ein aus Glucose und ansieht trapezförmigen und im Querschnitt ovalen Villi.
Fructose bestehendes Disaccharid, während Lactose Die Villi sind mit ihrem größten Querdurchmesser senk-
sich aus je einem Molekül Glucose und Galaktose zu- recht zur Längsrichtung des Darmes und damit auch
sammensetzt .(4-0-Galäktosido-glucose). senkrecht zur Strömungsrichtung des Darminhaltes aus-
J. Clin. Chem. Clin. Biochem. / Vol. 16,1978 / No. 3 12
154 Böhmer: Intestinale Kohlenhydratabsorption - Koordination von Morphologie und Biochemie
Abb. 1. Aufsicht auf die Jejunumschleimhaut, im durchscheinen-
den Licht photographiert (Ratte, X 25).
Die dunklen Bezirke entsprechen den in der Aufsicht
langgestreckt aussehenden Darmzotten; die die Zotten
umgebenden Krypten erscheinen als kleine Kreise.
Die Pfeile geben die Strömungsrichtung des Darminhaltes
an.
gerichtet. Zu jedem Villus gehören mehrere Krypten
(Abb. 2), deren Zahl von etwa 27 im oberen Dünndarm
auf etwa 12 pro Villus im distalen fleum abnimmt (5,
10). Im höheren Lebensalter nimmt die Zahl der Krypten
pro Villus zu, die Anzahl der Villi bleibt konstant (l 1).
Die Mucosaepithelzellen, auch Enterocyten genannt,
entstehen an der Basis der Krypte. Die Zellproduktions-
rate pro Krypte ist in allen Dünndarmabschnitten an-
nähernd konstant und beträgt etwa 36 Zellen/Krypte/
Stunde (5). Die Zellen wandern innerhalb 24 Stunden
zur Basis der Zotte und gelangen nach einigen Tagen
zur Zottenspitze, von der sie in das Darmlumen abge-
stoßen werden. Unter physiologischen Bedingungen ent-
spricht die Zahl der neugebildeten Zellen der Zähl der in
das Darmlumen sequestrierten Zellen. Die Wanderungs-
zeit von der Basis zur Spitze der Zotte ist speciesunter-
schiedlich. Sie beträgt im oberen Dünndarm der Ratte
etwa 32 bis 48 Stunden (12,13), im menschlichen
Duodenum und Jejunum etwa vier bis sechs Tage (14,
15). Da, wie erwähnt, die Zottenhöhe nach distal ab-
nimmt, die Zellregenerationsrate jedoch in allen Darmab-
schnitten gleich ist, ergibt sich eine abnehmende Lebens-
dauer der Enterocyten in Richtung auf das Heum. Bei
der Ratte beträgt die Zellwanderungszeit im Heum nur
noch 17 Stunden (16). Die Angaben für die Abstoßurigs-
und Regeneratioiisrate im menschlichen Dünndarm
schwanken zwischen 20 bis 50 X l O6 (17) und 170 X
l O6 Zellen pro Minute (18). Im gesamten Magen-Darm-
Trakt des Menschen werden etwa 250 bis 300 g Darm-
zellen täglich abgeschilfert (19, 20). Diese Zellen werden
im Darmlumen verdaut, ihre Endprodukte werden zum
größten Teil wieder absorbiert.
Der Aufbau der Pünndarmepithelschicht ist in den
Abbildungen 3 und 4 dargestellt. Der Interzellularraum
zwischen zwei Enterocyten wird durch die lateralen Zell-
membranen der benachbarten Enterocyten sowie lumen-
wärts durch die „tight junction" und serosawärts durch
eine gemeinsame Basalmembran begrenzt, die den ba-
salen Zellmembranen der einzelnen Enterocyten anliegt.
Serosawärts schließt sieh an die Basalmembran die
Lamina propria an. Die Funktion der „tight junctions",
die im Bereich des Schlußleisterinetzes (s. u.) durch
Fusion der arieinandergrenzenden äußeren Schichten
zweier benachbarter Plasmamembranen entstehen, ist
noch nicht abschließend geklärt. Der-Weg durch die
„tight junctions" stellt die Haüptroute für den trans-
muralen Natriumtransport von der Serosa- zur Mucosa-
seite dar (21, 22). An den lateralen Membranen der
Abb. 2. Seitliche Ansicht einer Krypt-Vilhis-Einheit (Ratte, X 40).
An die bäsal gelegenen Krypten schließt sich in Richtung
auf das Darmlumen die dazugehörige Zotte an. Die ge-









Abb. 3. Aufbau des Dünndarmepithels (schematisch).
Die Mikrovilli bilden an der Lumenseite der Dünndarm-
epithelzelle den Büistensaum, an den sich in Richtung
auf das Zellinnere das Schlußleistennetz anschließt. Der
Interzellularraum zwischen den EpitheJzellen wird von
den lateralen Zellmembranen, der*"tight junction" und
der gemeinsamen Basalmembran begrenzt,
(modifiziert nach I.e. (27))
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Abb. 4. Elektronenmikroskopisches Bild des apikalen Poles
zweier aneinandergrenzender Enterocyten (Ratte,
X 31.250).
Die in Längsrichtung verlaufenden Filamente der Mikro-
villi gehen in das Schlußleistennetz über (siehe auch Ab-
bildung 5). Das serpentinenartige Gebilde stellt den
Interzellularraum dar, der am apikalen Zellpol von
einer "tight junction" (Pfeil) begrenzt wird. Die schwar-
zen knopfartigen Figuren sind Desmosomen, die über
cytoplasmatische Filamente mit dem Zellinnern in Ver-
bindung stehen.
Epithelzellen befinden sich sogenannte Desmosomen,
die über cytoplasmatische Filamente mit dem Zellinneren
in Verbindung stehen. Über ihre Funktion ist noch
nichts Genaues bekannt.
Von Granger & Baker (8) wurden erstmals fingerförmige
Ausstülpungen der luminalen Zelloberfläche der Villus-
zelle beschrieben, die als Mikrovilli bezeichnet werden.
Sie bilden in ihrer Gesamtheit den Bürstensaum der
Mucosa. Die Mikrovilli haben eine Länge von 0,75 bis
1,7 (7,23-25) und einen Durchmesser von etwa 0,1
bis 0,2 (7,26,27). Der Raum zwischen zwei Mikro-
villi hat eine Weite von 0,01 bis 0,05 (26, 28). Die
Literaturangaben über die Anzahl der Mikrovilli pro
Epithelzelle sind unterschiedlich. Für das menschliche
Jejunum werden Zahlen zwischen 1700 (29) und 6500
(26) genannt, bei der Ratte schwanken die Angaben
zwischen 950 und 3000 Mikrovilli pro Eriterocyt (7—9).
Durch die Mikrovilli wird die Oberfläche der Epithelzelle
um etwa das 15- bis 40-fache vergrößert (26, 29, 30).
Die Oberfläche der Mikrovilli wird von einer dreischich-
tigen Lipoproteinmeinbran gebildet, die in ihrer Gesamt-
heit als Bürsterisäummembrän bezeichnet wird. Diese
wird lümenwärts von der beim Menschen etwa 0,1 und
0,5 (27, 31) dicken Glycocalyx, auch „fuzzy coat"
oder „enteric surface coat" genannt, überzogen. Die
Glycocalyx besteht nicht, wie zunächst angenommen, aus
adsorbiertem Schleim, sondern scheint im Golgiapparät
der Zelle synthetisiert und von dort an die luminale
Seite der Mikrovilli transportiert zu werden (31, 32). Sie
ist ein integraler Bestandteil der Bürstensaummembran
(33). Bure Funktion ist noch nicht endgültig erklärt. Sie
scheint jedoch einen Schutz der Zelle gegen cytotoxische
Substanzen (33) und gegen die Einwirkung luminaler
Verdauungsenzyme auf die Bürstensaummembran (34)
darzustellen.
In den Mikrovilli sind sowohl parallel als auch senkrecht
zu ihrer Längsachse verlaufende Strukturen, sogenannte
Filamente, dargestellt worden. Diese dienen der Struktur-
erhaltung der Mikrovilli und haben darüber hinaus wahr-
scheinlich eine dynamische Funktion (aktive Kontrak-
tion der Mikrovilli?; (35)).
Die strukturelle Einheit von Bürstensaum und Zellinne-
rem wird durch das „terminal web" oder Schlußleisten-
netz hergestellt, welches über die Filamente der Mikro-





Abb. 5. Schematische Darstellung der Mikrovilli
qF = quer verlaufende Filamente
IF = längs verlaufende Filamente, die im Schlußleisten-
netz "verankert" sind,
(modifiziert nach I.e. (35))
Amylopectin
ooo ooo o-oMoltotriose Maltose
oc-Limit Dextrins
Abb. 6. Spaltung eines verzweigten Stärkemoleküls (Amylopec-
tin-Typ) durch a-Amylase.
Die Kreise symbolisieren Glucosemoleküle.
(modifiziert nach I.e. (2))
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Intraluminale Digestion der Stärke
Die mit der Nahrung aufgenommene Stärke wird durch
Speichel- und Pankreasamylase hydrolytisch gespalten
(Abb. 6). Da Amylase1) nur mit den inneren 1,4-Bindun-
gen des Stärkemoleküls reagiert, die endständigen 1,4-
Bindungen sowie die 1,6-Bindungen und die diesen un-
mittelbar benachbarten 1,4-Bindungen des Amylopectins
jedoch nicht spalten kann, entstehen bei der Stärke-
digestion keine Monosaccharide, sondern Disaccharide
(Maltose), Trisaccharide (Maltotriose) und die sogenann-
ten „ -limit-dextrins". Diese bestehen aus fünf oder
mehr (im Durchschnitt acht) Glucosemolekülen mit
einer oder mehreren 1,6-Bindungen. Die Stärkedigestion
geschieht innerhalb weniger Minuten im Lumen des Duo-
denum (2).
Vorstellungen zur Disacchariddigestion
Die durch intraluminale Stärkedigestion entstandenen
Spaltprodukte (Oligosaccharide) werden ebenso wie die
mit der Nahrung unmittelbar zugefiihrten Disaccharide
im Darmlumen nicht nennenswert gespalten, vielmehr
findet die weitere Digestion in Monosaccharide in der
Bürstensaummembran der Enterocyten statt (2, 36, 37).
Oda und Seki (38, 39), Johnson (40) und Nishi et al.
(41) fanden elektronenmikroskopisch auf der äußeren
Membranoberfläche von Mikrovilli kugelförmige Gebilde
(„knobs") von 5—6 nm Durchmesser, die als Träger von
Disaccharidasenaktivitäten betrachtet wurden (38,40).
Diese Hypothese blieb nicht unwidersprochen, denn
kurzfristige Papainbehandlung der Bürstensäume führte
zu einer Solubilisation und einer Freisetzung von Di-
saccharidasen, jedoch nicht zu einem Verlust der „knobs".
Daraus wurde gefolgert, daß die „knobs" nicht als „Di-
saccharidasenpakete" angesehen werden können (42).
Es gibt Hinweise darauf, daß auch in der Glycocalyx
Disaccharidasenaktivität vorhanden ist (43).
Kürzlich wiesen Maroux et al. (44) durch Behandlung
von Bürstensäumen mit dem Detergens Triton X 100
Peptidasen in amphipathischer Form nach, die sich von
den durch Papain freigesetzten unterschieden. Dieser
Befund wurde dadurch erklärt, daß die Bürstensaum-
hydrolasen aus einem hydrophilen „Funktionsteil" und
einem sehr viel kleineren hydrophoben „Verankerungs-
teil" bestehen. Triton X 100 löst das gesamte Molekül
aus seiner Verankerung in der Bürstensaummembran
heraus, während Papain nur den in das Darmlumen
hineinragenden, enzymatisch aktiven Funktionsteil ab-
spaltet. Diese Beobachtungen sprechen dafür, daß die
intestinalen Hydrolasen zu den oberflächlichen Strüktur-
bestandteilen der Bürstensaummembran gehören (45).
Von den Autoren wurde diskutiert, ob der „Veranke-
rungsteil" neben der Aufgabe, das Molekül in der Bürsten-
saummembran zu fixieren, auch eine Rolle beim Trans-
port der bei der Hydrolyse entstehenden Spaltprodukte
(Glucose oder Aminosäuren) spielt (46).
l) l,4^-£-Glucan-GlucanohydrolaseEC 3.2.1.1
Ugolev (47) wies eine Adsorption von Pankreasamylase
an die intestinale Mucosaoberfläche nach. Diese adsor-
bierte Amylase ist in der Lage, gelöste (nicht kolloidale)
Stärke zu hydrolysieren. Wahrscheinlich spielen die ad-
sorbierten Pankreasenzyme nur eine untergeordnete
physiologische Rolle in Anbetracht der höhen iütralu-
minalen Pankreasenzymäktivitäten (48,49). Daneben
nahm Ugolev (50) an, daß auch bei der Disaccharid-
digestion neben primär zellständigen, in der Bürsten-
saummembran lokalisierten Disaccharidasen adsorbierte
Hydrolasen von Bedeutung sind. Für diese Kooperation
von ortsständigen und adsorbierten Hydrolasen führte
Ugolev den Begriff der „Membrandigestion" ein (50).
Das menschliche Pankreas enthält Disaccharidasen (51),
und beim Menschen wurde im Duodenalinhalt nach
Pankreasstimulation ein Anstieg der Disaccharidasen-
aktivitäten nachgewiesen (52). Diese Aktivitäten sind
jedoch so gering, daß sie für die Disacchariddigestion
praktisch keine Rolle spielen (52). Die Disaccharidasen
des Dünndarmes sind demnach nicht adsorbiert, sondern
sie befinden sich ortsständig in der Bürstensaummem-
bran (45, 53-55).
Die Disaccharidasen sind nicht gleichmäßig über den ge-
samten Bürstensaum verteilt. Die Aktivitäten sind an der
Basis der Zotte gering, nehmen in Richtung auf die
Spitze des Villus zu und sind an der Spitze selbst wieder
vermindert, wie an Kiyostatschnitten nachgewiesen
wurde (56, 57). Da die Halbwertszeit von Disacchari-
dasen nur einige Stünden beträgt (58, 59), muß die
Bürstensaummembran des Enterocyten fortlaufend mit
„Nachschub" an Disaccharidasen versorgt werden. Der
isolierte Bürstensaum kann kein Protein synthetisieren
(34). Eine Synthese von Saccharase und Maltase2) in
der reifen Mucosazelle wurde während der Zellmi-
gration von der Krypte zur Zottenspitze nachgewiesen
(59). Der Köntröllniechänismus hierfür liegt in der
Mucosazelle selbst und ist unabhängig von der Zellneu-
bildung in der Krypte (59). In der Abbildung 7 sind die
Disaccharidasenaktivitäten sowie die DNA- und Protein-
synthese der Enterocyten in Relation zur Lokalisation
der Zelle auf der Zotte dargestellt.
Ein intrazellulärer, Actinomycin-D-hemmbarer Trans-
portmechanismus für Disaccharidasen von ihrer Synthese-
stätte zur Bürstensaummembran wurde von Grand,
Chong & Isselbacher beschrieben (60). Einzelheiten
über diesen Transport sind jedoch noch nicht hinrei-
chend bekannt. Die Transportzeit der Disaccharidasen
vom Bildungsort, den Mikrosomen, bis zur Bürstensaum-
membran beträgt etwa 6-10 Stunden (59).
Klassifikation der menschlichen Disaccharidasen
Disaccharidasen sind hydrolytische Enzyme, die ent-
sprechend den von ihnen gespaltenen Bindungen in
-Glucosidasen, ]3-Galaktosidasen und 0-Glucosidase
2) Bezüglich der Nomenklatur wird auf den folgenden Abschnitt
verwiesen.
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Abb. 7. Korrelation von Lage und Funktion der Enterocyten
einer Krypt-Villus-Einheit.
Linke Bildhälfte: Die Enterocyten werden durch mito-
tische Teilung in den Krypten gebildet, wandern inner-
halb von etwa 24 Stunden zur Zottenbasis und gelangen
(beim Menschen) nach 4—6 Tagen zur Zottenspitze, von
der sie in das Darmlumen abgestoßen werden.
Rechte Bildhälfte: Die mit Raster versehenen Flächen
zeigen die Lokalisation (entsprechend der Lage der
Flächen) und das Ausmaß (entsprechend der Breite der
Flächen) der DNA- und Proteinsynthese sowie der
Disaccharidasenaktivität. Die DNA-Synthese ist mit Er-
reichen der Zottenbasis abgeschlossen, während eine
Proteinsynthese auch im reifen Enterocyten stattfindet.
Die Disaccharidasenaktivität beginnt an der Basis der
Zotte, erreicht ein Maximum während der Zellwanderung
in Richtung auf die Zottenspitze und nimmt kurz vor der
Zellabstoßung wieder ab (modifiziert nach I.e. (2)).
eingeteilt werden können (Tab. 1). Die Nomenklatur
der -Glucosidasen wird international noch nicht ein-
heitlich gehandhabt. Entsprechend den Empfehlungen
der IUPAC/IUB Enzyme Nomenclature (1972) sollen
auch die -Glucosidasen nach der EC-Nomenklatur
unterteilt werden. Um der Forderung nach rationeller
Nomenklatur nachzukommen, dem Leser das Verständ-
nis jedoch nicht zu erschweren, werden im folgenden
Text die bisher allgemein gebräuchlichen Enzymnamen
verwendet, während in Tabelle l die entsprechenden
empfohlenen und systematischen Namen einschließlich
ihrer EC-Nummern zusätzlich aufgeführt werden.
Aufgrund des unterschiedlichen Verhaltens der Maltasen
bei Hitzeinaktivierung führte Dahlqvist (61) ein Nume-
rierungssystem ein und unterschied Maltase la, Ib, II
und III. Auricchio, Semenza &,Rubino (62) unter-
schieden nach Auftrennung der -Glucosidasen durch
Sephadexchromatographie fünf Maltasen (Maltase 1-5),
von denen Maltase 3 und 4 das Substrat Saccharose
und Maltase 5 das Substrat Isomaltose spalten. Wegen
der Verwirrung in der Nomenklatur aufgrund der ver-
schiedenen Numerierungssysteme schlug Dahlqvist (63)
vor, jegliche Numerierung aufzugeben und die -Glucosi-
dasen, wie in Tabelle l dargestellt, einzuteilen. Dabei
entsprechen Isomaltase der Maltase la, Saccharase der
Maltase Ib und die hitzestabilen Maltasen den Maltasen
II und III der alten ZteA/<7wsf-Nomenklatur (61). Außer
den „Maltasen" kommen Trehalase und Glucoamylase
im Bürstensaum vor, wobei die Trehalase nur eine geringe
praktische Bedeutung hat, da ihr Substrat, die , -
Trehalose, nur in Insekten und Pilzen vorkommt. Gluco-
amylase spaltet (im Gegensatz zur Pankreasamylase)
endständige Glucosemoleküle von a-l,4-Glucosyl-Oligo-
saccharidketten ab (2). Saccharase und Isomaltase sind
zwei funktionell unabhängige Enzyme (64), obwohl sie
strukturell in einer Art Komplex aneinander gebunden
sind (63). Für eine solche Verbindung zweier Enzyme
wurde von Semenza (65) der Begriff „Hyphezym" ge-
prägt.
Saccharase hydrolysiert das Disaccharid Saccharose, als
Endprodukte entstehen Glucose und Fructose. Isomal-
tase spaltet Isomaltose, ein a-l,6-Glucosyldisaccharid,
in zwei Moleküle Glucose. Da im Darm jedoch keine
freie Isomaltose vorkommt, sondern die einzigen Sub-
strate mit a-l,6-Bindungen (nach Spaltung des Amylo-
Tab. 1. Einteilung der menschlichen Disaccharidasen


































a) Lactase (Bürstensaum) /3-Galaktosidase
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pectins durch Amylase) die -limit-dextrins sind, schlug
Gray (2) die Bezeichnung „Sucrase-a-Dextrinase" an-
stelle von Saccharase-Isomaltase vor. Diese Nomen-
klaturänderung hat sich bisher in der Literatur noch
nicht durchgesetzt.
Conklin et al. (66) haben den Saccharase-Isomaltase-
Komplex isoliert und in die aktiven Komponenten
Saccharase und Isomaltase zerlegt. Die Verschieden-
artigkeit der beiden Molekülkomponenten, die unab-
hängig voneinander mit ihren Substraten reagieren,
konnte aufgrund einer unterschiedlichen Reaktion mit
einem Saccharase-Isomaltase-Antikörper bestätigt
werden. Saccharase und Isomaltase scheinen durch einen
gemeinsamen genetischen Faktor kontrolliert zu werden,
da niemals ein angeborener Mangel nur eines Enzyms
vorkommt, sondern immer eine gleichzeitige Verminde-
rung von Saccharase und Isomaltase (67, 68). Bei Pa-
tienten mit Saccharase-Isomaltasemangel postulierten
Dubs et al. (68) aufgrund von Immunofluoreszenzunter-
suchungen das Vorkommen eines enzymatisch inaktiven
Enzymproteins in der Dünndarmmucosa. Daneben
konnten diese Autoren in der Dünndarmmucosa des
Kaninchens funktionell inaktive Saccharasevorstufen
nachweisen (69). Aus ihren Ergebnissen schlössen sie,
daß — zumindest beim Kaninchen — zwei Schritte bis
zum Erscheinen des aktiven Enzyms notwendig sind:
Bildung der inaktiven Vorstufe und Aktivierung zur
funktioneil wirksamen Saccharase. Dieser Hypothese
stehen die Ergebnisse anderer Arbeitsgruppen entgegen,
die beim Menschen mit Saccharase-Isomaltasemangel
weder radioimmunologisch (70) noch mittels Gelelektro-
phorese (71) inaktive Enzymproteine nachweisen konnten.
Bei den ß-Galaktosidasen unterscheidet man die im
Bürstensaum liegende Lactase sowie intrazellulär die
saure j3-Galaktosidase (lysosomal) und die hetero-ß-
Galaktosidase (cytoplasmatisch) (72-74). Nur die
Bürstensaumlactase spielt für die Lactosedigestion eine
Rolle. Nach einer Hypothese von Gray und Mitarbeitern
(75) könnte die cytoplasmatische hetero-/J-Galaktosidase
als Vorstufe der Bürstensaumlactase angesehen werden.
Untersuchungen von Grand, Chong & Isselbacher (60)
deuten darauf hin, daß Disaccharidasen intrazellulär
synthetisiert und mittels eines noch nicht näher identifi-
zierten Mechanismus in den Bürstensaum transportiert
werden, da isolierte Bürstensäume nicht in der Lage sind,
Eiweiß zu synthetisieren (34).
Eine j3-Glucosidase ist die Phloretin-glucosidase (Phlor-
rhizinhydrolase), deren Aktivität zu 75% eine spezifische
(3-Glucosidaseaktivität ist, während 25% der Aktivität,
durch Lactase (unspezifischer Effekt) hervorgerufen
werden (76).
Hypothesen zur Monosaccharidabsorption
Für den Transport einer Substanz durch eine Membran
werden heute vor allem folgende Mechanismen diskutiert
(77):
Physikalische Interaktionen zwischen Substrat
und Zellmembran
Dabei erfolgt eine Diffusion
1. durch Poren, abhängig vom Diffusionskoeffizienten
innerhalb der Poren,
2. durch die Membran, abhängig von der Löslichkeit des
Substrates innerhalb der Membran und vom Diffusions-
koeffizienten in der Membran.
Diese Transpörtmechanismen sind konzentrationsab-
hängig, mit steigender Konzentration gelangt mehr
Substrat in das Zellinnere.
Chemische Interaktionen zwischen Substrat und
Zellmembran
Voraussetzung hierfür ist das Vorhandensein eines spe-
zifischen Systems an der Zellmembran, mit dem das
Substrat eine Bindung eingehen kann.
Hierbei kann es sich um folgende Transportarten handeln:
1. Energieunabhängiger Transport („Facilitated diffu-
sion"). Dieser erfolgt nur in Richtung eines Konzen-
trätionsgradienten („Bergabtransport"),
2. Energieabhängiger Transport („Aktiver Transport").
Dieser kann gegen einen Gradienten erfolgen. Die
Energie wird bereitgestellt durch
a) Kopplung des Transportprozesses an die Spaltung
energiereicher chemischer Verbindungen, z. B. ATP,
b) Kopplung des Transportprozesses an den Tränsport
einer anderen Substanz entsprechend deren elektro-
chemischem Gradienten. .
3. Synthesegekoppelter Transport, d. h. Substrattrans-
port entsprechend einem elektrochemischen Gradien-
ten, wobei dieser durch Kopplung mit der Synthese
energiereicher Stoffwechselprodukte aufrechterhalten
wird, die entweder gespeichert oder direkt für den
Transport benötigt werden.
Transport durch Vesiculation der Zellmembran
(Pinocytose)
Über die Definition des Begriffes „Aktiver Transport"
konnte bisher noch keine Einigung erzielt werden. Nach
Rosenberg (78) versteht man unter aktivem Transport
einen Prozeß, der den Nettotransport einer Substanz
von einem Ort niedriger zu einem Ort höherer Potential-
differenz hervorruft. Kedem (79) schlug vor, als einziges
Kriterium für aktiven Transport eine direkte Verbindung
zwischen Substrattransport und Stoffwechselreaktionen
heranzuziehen. Der Unterschied zwischen beiden Defini-
tionen läßt sich am Beispiel der Glucoseabsorption ver-
anschaulichen, die nach Rosenberg als aktiv bezeichnet
werden muß, da sie entgegen einem elektrochemischen
Gradienten stattfindet, während sie nach Kedem einen
passiven Mechanismus darstellt, da sie nicht direkt mit
Stoffwechselreaktionen verknüpft ist. Als „aktiv" wer-
den nach Parsons alle diejenigen Transportsysteme be-
zeichnet, deren Funktion nicht durch außerhalb $es
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Systems vorhandene Kräfte (z. B. elektrochemischer
Gradient) erklärt werden kann, sondern deren Funktion
an das Vorhandensein eines im System liegenden
„Motors" gebunden ist (77). Entsprechend dieser Defini-
tion ist der Monosaccharidtransport vom Darmlumen in
die Mucosazelle ein aktiver Prozeß, der mittels eines
sogenannten (hypothetischen) Carriers stattfindet. Prin-
zipiell sind zwei Arten von Carriern denkbar:
1. Kettenförmig aneinandergereihte, unbewegliche Sub-
stratbindungsstellen (80),
2. bewegliche Carrier (81).
Im kettenförmig angelegten Transportsystem soll sich
das Substratmolekül nacheinander an verschiedene Bin-
dungsstellen anlagern, bis es an der Innenseite der Mem-
bran angelangt ist.
Das Prinzip des beweglichen Carriers (Abb. 8) besteht
darin, daß er sich, an der äußeren Oberfläche der Zell-
membran liegend, mit dem Substrat verbindet. Unter
Drehung um 180° bewegt sich der Carrier-Substrat-Kom-
plex durch die Membran zur inneren Membranoberfläche,
an der sich das Substrat vom Carrier löst. Danach bewegt
sich der Carrier unter erneuter Drehung an die äußere
Oberfläche zurück.
Bezüglich des Zuckertransportes stehen sich zwei Hypo-
thesen über den Carriermechanismus gegenüber. Beide
stimmen darin überein, daß der aktive Monosaccharid-
transport natriumabhängig ist. Nach Ansicht von Csaky
(82, 83) wird Na+ nicht an den Zuckercarrier gebunden,
Abb. 8. Modell des beweglichen Carriers
Das Substrat · bildet mir dem an der Lumenseite liegen-
den Carrier ^) einen Komplex ·§); dieser durchwandert
unter Drehung um 180° die Zellmembran, gibt an der
dem Zellinneren zugewandten Seite der Zellmembran
das Substrat ab und kehrt unter erneuter Drehung an die
Membranaußenseite zurück (modifiziert nach I.e. (77)).
sondern es wird zur intrazellulären Umwandlung von
chemischer Energie in „Pumpenergie" benötigt, wobei
ATPase eine wichtige Rolle spielen soll. Es sei eine
kritische intrazelluläre Na*-Konzentration notwendig
für das Funktionieren der „Zuckerpumpe" (82). Diese
von Csaky vertretene Hypothese wird als das Prinzip
des „direkt coupling" zwischen intrazellulärem Natrium
und Zuckertransport bezeichnet.
Der Hypothese des „direct coupling" steht das von
Crane aufgestellte Modell des „indirect coupling" gegen-
über. Es besagt, daß das intrazelluläre Na"*1 nicht unmit-
telbar am Monosaccharidtransport teilnimmt. Der ener-
gieverbrauchende Prozeß soll darin bestehen, daß Na*
an der lateralen und basalen Zellmembran aktiv aus der
Mucosazelle in den Interzellularraum heraustransportiert
wird („Natriumpumpe"). Aufgrund eines Na+-Konzen-
trationsgradienten zwischen Intrazellularraum und dem
Medium an der Lumenseite des Enterocyten kommt es
nach Bindung des Na4" an einen Carrier zu einem passiven
Einstrom von Na+ durch die Bürstensaummembran in
die Zelle. Dieser Vorgang des energieunabhängigen, je-
doch carriervermittelten Transportes wird als „erleichter-
te Diffusion" („facilitated diffusion") bezeichnet. Der
Carrier hat neben der Na+-Bindungsstelle eine weitere
Bindungsstelie für ein Monosaccharidmolekül, so daß
das Monosaccharid „huckepack" mit dem (passiven)
Na+-Transport in die Zelle gelangt. Die Bindung von Na*
an den Carrier an der Lumenseite der Zellmembran soll
die Affinität des Zuckers zum Carrier steigern. Nach der
Membranpassage des Na+-Zucker-Carrier-Komplexes löst
sich Na+ an der Innenseite der Membran vom Carrier ab,
und stattdessen lagert sich K+ an. Durch diese Bindung
von K"1" wird die Affinität des Monosaccharids zum
Carrier vermindert, so daß das Zuckermolekül intrazellu-
lär freigesetzt wird. Der K+-Camer-Komplex wandert
entsprechend dem K+-Gradienten zurück zur Zellaußen-
seite, wo K+ abgegeben und Na"1" angelagert wird, so daß
der Cyclus von vorn beginnen kann (84). Die Abbildung
9 zeigt schematisch das Modell des „indirect coupling".
Eine kritische Gegenüberstellung der von den meisten
Untersuchern akzeptierten „indirect coupling"-Hypo-
these mit der des „direct coupling" findet sich in einer
Übersichtsarbeit von Kimmich (85).
Während bei in vitro-Untersuchungen eine Na*-Abhängig-
keit des aktiven Glucosetransportsystems nachgewiesen
wurde, sind die Angaben über den Einfluß des luminalen
Natriumgehaltes auf die Zuckerabsorption in vivo wider-
sprüchlich. Olsen &Ingelfinger (86) fanden beim Men-
schen einen verminderten aktiven Glucosetransport bei
Na+-freiem Perfusionsmedium. Demgegenüber stellten
Saltzman et al. (87) sowie McMichael (l) keine Ände-
rung der Glucoseabsorption bei Verwendung einer Na"1"-
freien Perfusionslösung fest. Diese scheinbare Na+-Unab-
hängigkeit in vivo wird durch die Hypothese zu erklären
versucht, daß Na"*" aus der Epithelzelle (durch die tight
junctions?) in das Lumen diffundiert und somit an der
Lumenseite der Bürstensaummembran ein Na+-haltiges
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Abb. 9. Schematische Darstellung des "indirekt coupling"-
Modells für den aktiven Zuckertransport.
Der Carrier bindet an der Lumenseite der Zellmembran
(links im Bild) Na+ und Substrat (S) an zwei getrennten
Bindungsstellen. Der Nä^-Substrat-Carrier-Komplex
durchwandert die Membran, gibt an der Innenseite der
Membran Na* ab und lagert stattdessen K1" an. Durch
diesen Vorgang wird die Affinität des Carriers zum
Substrat vermindert, und das Substrat wird in das Zell·
innere freigesetzt. Entsprechend dem IC-Gradienten
(hohes intrazelluläres 1C") wandert der K^-Carrier-Kom-
plex an die Membranaußenseite zurück, (nach I.e. (84))
„Mikroklima" bildet, so daß trotz eines natriumfreien
Perfusates der Glucosetransport in einem natriumhalti-
gen Milieu stattfindet (87). Untersuchungen von Murer
& Hopfer (88) zeigten, daß ein elektrisches Potential
an der Bürstensaummembran (negativer Pol innerhalb
der Zelle) ebenfalls eine wichtige Rolle beim Na+-gekop-
pelten aktiven Glucosetransport spielt.
Während man für Glucaloge, d. h. fur Zucker vom D-
Glucosetyp, zunächst ein gemeinsames einheitliches
Transportsystem angenommen hatte, konnten in den
letzten Jahren beim Hamster unterschiedliche Na+-ab-
hängige Systeme nachgewiesen werden (89,90). Das mit
„Carrier l" bezeichnete Transportsystem ist relativ un-
spezifisch, während der „Carrier 2" nur Glucose und
Galaktose transportiert. Der relative Anteil des Carriers
2 an der Gesamtcarrierkapazität nimmt in Richtung auf
das distale Ileum zu, ebenso wird sein Anteil mit zu-
nehmendem Alter der Tiere größer (90). Neuere Unter-
suchungen an der Ratte sprechen ebenfalls für das Vor-
liegen multipler Zuckercarrier (91).
Keines der beiden genannten Carriersysterne ist mit dem
Fructosetransportsystem identisch. Fructose, die beim
Menschen (92,93) und bei der Ratte (94) im Entero-
cyten nicht metabolisiert, sondern unverändert in das.
Portalblut transportiert wird, wird mittels eines eigenen
Carriersystems (95—97) absorbiert, welches die Fructose
gegen einen Konzentrationsgradienten in die Dünndarm-
epithelzelle einschleust (97). Über die Na4-Abhängigkeit
dieses Transportsystems besteht noch Unklarheit. Gracey
et al. (97) fanden eine verminderte Fructoseab Sorption im
Na+-freien Milieu, während andere Autoren einen Na+-
unabhängigen Mechanismus beschrieben (95, 96).
Interaktionen zwischen Disacchariddigestion und Mono-
saccharidabsorption
Nachdem der Nachweis geführt war, daß sowohl hydro-
lytische Enzyme (98) als auch Transportsysteme (99) an
die Bürstensaummembjran gebunden sind, wurden Unter-
suchungen durchgeführt, die neben der räumlichen Näch-
barschaft auch eventuelle funktionelle Beziehungen
zwischen Digestions- und Absorptionsvorgängen aufklären
sollten. Es scheint heute festzustehen, daß neben dem
Prinzip des Na*-abhängigen Monosaccharidcarriers, auch
Carrier A genannt, ein zweiter Carriermechanismus be-
steht, der speziell die durch Disaccharidspaltung freige^
setzten Monosaccharide transportiert (Carrier B). Dieser
Transportprozeß ist nicht oder nur wenig Na+-abhängig
und wurde für die Spaltprodukte von Saccharose, Iso-
maltose, Maltose und Trehalose nachgewiesen (100,101).
Der Funktionsmechanismus des Carriers B ist noch nicht
geklärt. Es wird diskutiert, daß einige Hydrolasen in der
Art in die Bürstensaummembran eingebaut sind, daß sie
sich an der zum Darmlumen gerichteten Seite der Mem-
bran mit dem Disaccharid verbinden und an der zell-
inneren Seite einen Teil der Disaccharidspaltprodukte
freisetzen (100). Diese Hypothese wird durch Untersu-
chungen von Storelli, Vögeli & Semenza (102) gestützt,
die nach Inkorporation eines Saccharase-Isomaltase-Kom-
plexes in Lipidmembranen eine höhere Permeabilität
für aus Saccharose freigesetzte Glucose und Fructose nach-
weisen konnten als für primär freie Glucose und Fructose.
Membranen ohne Saccharase-Isomaltase-Komplexe
waren praktisch nicht permeabel für Saccharose, Glucose
und Fructose. Die Monosaccharidpermeation bei An-
wesenheit des Saccharase-lsomaltase^Komplexes war Na+-
unabhängig. Für die bevorzugte Absorption der aus
Disacchariden freigesetzten Monosaccharide gegenüber
primär freien Monosacchariden wurde der Begriff des
„kinetischen Vorteils" („kinetic advantage") eingeführt
(53). Wegen der engen räumlichen und funktionellen Ver-
knüpfung von Digestion und Absorption der Kohlen-
hydrate prägte Crane (103) den Begriff der „digestiv-
absorptiven Oberfläche" („digestive-absorptive-surface").
Untersuchungen am Menschen zeigten beim Gesunden
keine Korrelation zwischen Disaccharidasenaktivität,
gemessen an Biopsiestückchen, und der Disaccharid-
digestion im Perfusionsexperiment (3,104,105). Aus
diesen Ergebnissen kann geschlossen werden, daß beim
Gesunden nicht die Aktivitäten der Disaccharidasen,
sondern andere Faktoren die Hydrolyse* und Absorp-
tionsrate von Disacchariden bestimmen, z. B. der Men>
brantransport der freigesetzten Monosaccharide. Mög-
licherweise hemmen die lokal akkumulierten Disaccharid-
spaltprodukte die weitere Hydrolyse der Disaceharide
(28). der Ratte vAe&nDahlqvist & Thomson (106)
ebenfalls nach, daß nicht die Hydrolyse der Saccharose,
sondern die Absorption der Spaltprodukte geschwindig-
keitsbestimmend ist.
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Transport der absorbierten Monosaccharide aus dem
Enterocyten in die Blutbahn
Die durch die Bürstensaummembran in die Mucosazelle
gelangten Monosaccharide können entweder intrazellulär
metabolisiert werden und als Metaboliten in die Blut-
bahn gelangen oder unverändert in das Pfortadersystem
abgegeben werden. In jedem Falle müssen die lateralen
und/oder basalen Zellmembranen durchdrungen werden.
Murer et al. (107) trennten die baso-lateralen Plasma-
membranen der Mucosazelle des Rattendünndarms
mittels trägerfreier Elektrophorese von der Bürstensaum-
membran ab und untersuchten in beiden Fraktionen
getrennt die Glucosetransportmechanismen. Sie konnten
den Na+-abhängigen „Bergauf'-Transport an der Bürsten-
saummembran bestätigen und wiesen außerdem nach,
daß der Austritt von Glucose aus der Zelle über die baso-
laterale Plasmamembran als Na+-unabhängiger „Bergab"-
Transport erfolgt. Kimmich & Randies (108) fanden an
der isolierten Dünndarmzelle des Huhnes ebenfalls einen
Na+-unabhängigen Ausschleusungsmechanismus für
Monosaccharide im Sinne einer „facilitated diffusion".
Die Zuckelaufnahme über die laterale und basale Zell-
membran des isolierten Mäuseenterocyten wurde von
Bihler & Cybulsky (14) untersucht, die eine „facilitated
diffusion" nachweisen konnten. Der Austritt von Mono-
sacchariden aus dem Enterocyten wurde von diesen
Autoren nicht geprüft. Die „facilitated diffusion" ist
jedoch kein asymmetrischer Prozeß, sondern sie kann
in beiden Richtungen entsprechend dem Konzentrations-
gradienten ablaufen. Diese Tatsache und die berichteten
Ergebnisse lassen den Schluß zu, daß der Monosaccharid-
transport aus der Mucosazelle heraus ein carriervermittel-
ter, energieunabhängiger Prozeß im Sinne einer „facili-
tated diffusion" ist. Diese Annahme steht auch im Ein-
klang mit den Ergebnissen von Bronk &Ingham (109),
die einen bidirektionalen, carriervermittelten Galaktose-
transport am serosalen Pol der Mucosaepithelzelle des
Rattendünndarms fanden. Dieser Mechanismus scheint
im übrigen auch für den Transport anderer Monomere zu
gelten. So fand Munck (l 10) am Rattendünndarm für
Lysin ebenfalls einen durch eine Sättigungskinetik ge^
kennzeichneten Ausschleusungsprozeß.
Obwohl am isolierten Enterqcyten (108) bzw. an iso-
lierten Zellmembranen (107) der Transportmechanismus
für Monosaccharide an der baso-lateralen Zellmembran
nicht Na+-abhängig ist, konnten Boyd et al. beim
Frosch an einem Dünndarmpräparat mit intaktem Blut-
gefäßsystem eine verminderte Erscheinungsrate von
3-O-Methylglucose in der Blutbahn beobachten, wenn
das Blutgefäßsystem mit einer Na+-freien Lösung durch-
strömt wurde (l 11). Die Autoren führten diese in vivo
gefundene Na+-Abhängigkeit des 3-O-Methylglucosetrans-
portes von der Zelle in die Blutbahn darauf zurück, daß
Na+ den Extrazellularraum in der Mucosa vergrößerte.
Dieser Vergrößerung entsprächen eine gesteigerte 3-0-
Methylglucoseclearance des Extrazellularraumes und
somit ein verstärkter Monosaccharideinstrom in die
Blutbahn. Derartige Beziehungen können mit in vitro-
Techniken am isolierten Enterocyten oder mit Messung
der Substraterscheinungsrate im serosalen Inkubations-
medium nicht erfaßt werden.
Zusammenfassend kann als gesichert gelten, daß die Aus-
schleusung von Monosacchariden aus dem Enterocyten
in den Extrazellularraum über die baso-laterale Zell-
membran durch einen carriervermittelten, Na+-unab-
hängigen Diffusionsprozeß („facilitated diffusion")
erfolgt. Die Monosaccharidclearance des Extrazellular-
raumes scheint demgegenüber Na+-abhängig zu sein.
Als Mechanismus für die Aufnahme der Monosaccharide
in das Blutgefäßsystem wird eine Einschleusung über
„gefensterte" Kapillaren diskutiert. Im Katzendünndarm
finden sich kapillare Endothelfenster hauptsächlich an
den Zottenspitzen und — in geringerer Zahl — in den
Krypten (112). Im venösen Schenkel der Mikrozirku-
lation konnten mehr Fenster nachgewiesen werden als
im arteriellen Schenkel. Mittels der gefensterten Kapil-
laren wird ein extravasaler Flüssigkeitskreislauf zwischen
arteriellem und venösem Schenkel aufrechterhalten, der
pro 100 g Jejunumgewebe etwa 0,4 ml Flüssigkeit pro
Minute umwälzt. Der Flüssigkeitsabstrom über die
Lymphe beträgt demgegenüber mit etwa 0,05 ml/min/
100 g Gewebe etwa 10% dieses extravasalen Kreislaufes
(112).
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